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Das Ziel dieser Arbeit war es, abzuklären, ob das Border-Disease-Virus bei engem 
Kontakt von BDV-pi-Lämmern auf seronegative Kälber übertragen werden kann, 
ob diese transient virämisch werden und ob sie serokonvertieren.  
Dazu wurden zwei BDV-pi-Lämmer in eine Gruppe von 9 Kälbern eingebracht. 
Die Kälber waren negativ in Bezug auf BVDV-RNA, BDV-RNA und BVDV-
Antikörper und waren vorher während 4 Wochen in Quarantäne gehalten worden. 
Die Kälber wurden täglich klinisch untersucht und es wurden in regelmässigen 
Abständen von 1 bis 2 Tagen Blut- und Nasentupferproben entnommen. Die Blut-
proben dienten für die hämatologische Untersuchung sowie für den Nachweis von 
Pestivirus-RNA und deren Antikörper. Die Nasentupferproben wurden ebenfalls 
auf das Vorhandensein von Pestivirus-RNA untersucht. 
Es konnte weder in den Blut- noch in den Nasentupferproben virale RNA nachge-
wiesen werden. Jedoch hatten nach einer Untersuchungszeit von 72 Tagen 6 der 9 
Kälber serokonvertiert. Im Serumneutralisationstest zeigte sich deutlich, dass die 
gebildeten Antikörper gegen das Border-Disease-Virus und nicht gegen das BVD-
Virus gerichtet waren und dass die Tiere deshalb eine Infektion mit dem Border-
Disease-Virus durchgemacht haben mussten. Ein Rückschluss auf den genauen 
Infektionszeitpunkt konnte nicht gezogen werden.  
Die Ergebnisse lassen vermuten, dass Border-Disease-Virus infizierte Schafe in 
Zukunft in der Schweiz durchaus ein Problem darstellen können, vor allem auch 









The aim of this study was to determine whether lambs persistently infected with 
Border Disease Virus (BDV) can infect seronegative calves and cause transient 
viraemia and seroconversion, when kept in close contact. 
After a quarantine period of four weeks, two lambs persistently infected with 
Border disease virus were introduced into a group of nine calves. The calves were 
negative for pestivirus-specific RNA and BDV and bovine viral diarrhoea virus 
(BVDV) serum antibodies. All animals underwent a thorough clinical examination 
once daily throughout the study. Blood samples were taken for haematological 
analysis and detection of pestivirus-specific RNA and antibodies every one to two 
days for 73 days. In addition, nasal swabs were taken for the detection of 
pestivirus-specific RNA at the time of blood collection. 
Pestivirus-specific RNA could not be detected in blood samples or nasal swabs in 
the calves. However, seroconversion had occurred in six of the nine calves 72 days 
after introduction of the infected lambs. A serum neutralisation test clearly 
revealed that the antibodies were directed against BDV and not BVDV. It can 
therefore be concluded that the calves had become infected with BDV. However, 
the exact time point of infection could not be determined.  
The results indicate that after completion of the current BVDV-eradication 
program, sheep persistently infected with Border disease virus may pose a risk for 








3. EINLEITUNG UND ZIELSETZUNG 
 
Pestiviren sind in der Wiederkäuerpopulation weit verbreitet. Beim Rind ist es das 
Bovine-Virus-Diarrhoe-Virus (BVD-Virus), beim Schaf das Border-Disease-Virus 
(BD-Virus). Es ist bekannt, dass Pestiviren die Speziesbarrieren durchbrechen 
können und dass es zu gegenseitigen Infektionen zwischen Rind und Schaf kom-
men kann (CARLSSON, 1991; CARLSSON und BELAK, 1994; CAMPBELL et 
al., 1995; PATON et al., 1997). Die Interspeziesübertragung scheint unter natürli-
chen Bedingungen in Richtung vom Rind auf das Schaf besonders ausgeprägt zu 
sein (LØKEN, 1995). Bis anhin wurde davon ausgegangen, dass persistent infi-
zierte Rinder in vielen Gegenden das wichtigste Virusreservoir für Schafe dar-
stellen. Es existieren nur wenige Hinweise, dass die Infektion auch in umgekehrter 
Richtung vom Schaf auf das Rind übertragen werden kann (PATON et al., 1997; 
CRANWELL et al., 2007). Da die Seroprävalenz von Border Disease in der 
Schweiz beachtlich ist (SCHALLER et al., 2000), ist davon auszugehen, dass auch 
pi-Tiere existieren, welche die Infektion weiterverbreiten. Da nun seit Oktober 
2008 in der Schweiz das BVD-Eradikationsprogramm läuft, gewinnt das Schaf als 
Pestivirus-Infektionsquelle möglicherweise an Bedeutung, vor allem dann, wenn 
Schafe und Rinder zusammen geweidet, gealpt oder im Stall gehalten werden. Die 
Bedeutung des Schafes bei der Übertragung von Pestiviren auf das Rind ist des-
halb nicht nur von wissenschaftlichem Interesse, sondern auch von grosser prakti-
scher Relevanz. Sie sollte deshalb im Rahmen dieses Projekts weiter abgeklärt 
werden. 
Das Ziel der Untersuchung war es, abzuklären, ob das Border-Disease-Virus bei 
engem Kontakt von persistent mit Border-Disease infizierten Lämmern auf sero-
negative Kälber übertragen werden kann und ob diese serokonvertieren. Gleich-
zeizeitig sollte überprüft werden, ob dabei auffallende klinische Symptome und 
hämatologische Veränderungen festgestellt werden können. Zwei persistent mit 
dem Border-Disease-Virus infizierte Lämmer wurden zu diesem Zweck in eine 
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Gruppe von neun seronegativen Kälbern eingebracht und mit diesen zusammen 
gehalten. Die Tiere wurden täglich klinisch untersucht, und es wurden ihnen re-
gelmässig Blut- und Nasentupferproben entnommen, um eine allfällige transiente 






























Pestiviren sind behüllte positiv-Einzelstrang-RNA-Viren (BECHER et al., 1997). 
Das Genus Pestivirus gehört zusammen mit den Flaviviren zur Familie der Flavi-
viridae. Es umfasst die vier Spezies, die ursprünglich nach ihrer Wirtsherkunft be-
nannt worden sind: das Bovine-Virus-Diarrhoe-Virus-1 (BVDV-1), das Bovine-
Virus-Diarrhoe-Virus-2 (BVDV-2), das Klassische Schweinepestvirus (Classical 
Swine Fever Virus, CSFV) und das Border-Disease-Virus (BDV) (WENGLER et 
al., 1991; BECHER et al., 1995; FAUQUET et al., 2005). Allerdings ist heute be-
kannt, dass Pestiviren nicht streng wirtspezifisch sind (PATON et al., 1995). Sie 
wurden bei Schafen (BRAUN et al., 2002), Ziegen (LØKEN, 1982), Gämsen 
(PIOZ et al., 2007), Giraffen, Wasserbüffeln (PLOWRIGHT, 1969), Bisons (DE-
REGT et al., 2005), Alpakas (MATTSON et al., 2006), Lamas (WENTZ et al., 
2003), Hirschen (NETTLETON, 1990) und einem Rentier (BECHER et al., 2001) 
festgestellt. Pestiviren besitzen die Fähigkeit, Speziesbarrieren zu durchbrechen 
und eine Vielzahl von Wirten zu infizieren (BECHER et al., 1997). Es kann auf 
diese Weise auch zu gegenseitigen Infektionen mit ruminanten Pestiviren zwi-
schen Rind und Schaf kommen (CARLSSON, 1991; CARLSSON und BELAK, 
1994; CAMPBELL et al., 1995; NETTLETON und ENTRICAN, 1995; PATON 
et al., 1997). Die Interspeziesübertragung scheint aber unter natürlichen Bedingun-
gen in eine Richtung, nämlich vom Rind auf das Schaf, besonders ausgeprägt zu 
sein (LØKEN, 1995). Im Gegensatz dazu konnte das klassische Schweinepestvirus 
nur bei Hausschweinen und beim Schwarzwild isoliert werden (HARKNESS, 
1985). Aufgrund dieser Interspeziesübertragungen werden die Virusisolate heute 
gemäss ihrer genetischen Verwandschaft klassifiziert (Abb. 1). 
Die Pestiviren der Wiederkäuer sind erfolgreiche und wichtige Erreger, welche 

































































































































































































Abb. 1: Phylogenetischer Baum der Pestiviren, basierend auf der für das Virus-
protein Npro codierenden Sequenz (STALDER, 2008). Schweizerische BD-
Stämme sind mit den Anfangsbuchstaben „CH“ bezeichnet. Die Virusisolate von 
den beiden in dieser Arbeit beschriebenen, persistent mit dem Border-Disease-Vi-




gezeigt, dass weltweit zwischen 20 und 89 % der Rinder Träger von Pestvirusanti-
körpern sind (HOUE, 1995). Bei den Schafen liegt die Seroprävalenz von Pestivi-
rusantikörpern in Abhängigkeit von der untersuchten Region weltweit zwischen 5 
und 50 % (NETTLETON et al., 1998). 
Aufgrund des Verhaltens der Viren in der Zellkultur kann zwischen zytopathoge-
nen und nicht-zytopathogenen Biotypen differenziert werden (CORIA et al., 1984; 
BECHER et al., 1996; THÜR et al., 1997; STALDER et al., 2005). Der Erfolg der 
Pestiviren basiert auf der Fähigkeit des nicht-zytopathogenen Biotyps, die Pla-
zentaschranke zu überwinden und den Fetus zu infizieren, bevor dessen adaptives 
Immunsystem vollständig ausgebildet ist. Dies kann in der Geburt eines persistent 
infizierten (pi) gesunden Tieres enden, welches dann für eine erfolgreiche Virus-
streuung verantwortlich ist (LØKEN, 1995; NETTLETON und ENTRICAN, 
1995). 
 
4.2. Bovine Virus Diarrhoe/Mucosal Disease  
Die Seroprävalenz von BVDV in der Schweiz liegt zwischen 60 und 80 % und die 
Prävalenz von pi-Tieren lag vor Beginn der Ausrottung bei ungefähr 1 % (RÜ-
FENACHT et al., 2000; STALDER et al., 2005). Alle bisher in der Schweiz iso-
lierten BVD-Viren gehören zum Genotyp-1 (BRAUN et al., 2002; STALDER, 
2009, persönliche Mitteilung) 
 
4.2.1. Pathogenese 
Es wird angenommen, dass sich das BVD-Virus zuerst in der oronasalen Mukosa 
und in den Tonsillen vermehrt und sich von dort, frei im Serum oder in infizierten 
Leukozyten, im Körper verbreitet (BROWNLIE, 1991). Akute BVDV-Infektionen 
führen zu einer kurzen Periode von Virusstreuung (BOLIN und RIDPATH, 1992). 
Jedoch stellen sich diese akut infizierten Tiere als ineffiziente Überträger des 
Virus dar (NISKANEN et al., 2000). Die Infektion führt innerhalb von 2 bis 3 
Wochen zu einer Produktion von neutralisierenden Antikörpern und schliesslich 
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zur Elimination des Virus (BROWNLIE et al., 1987; MÖNNIG und 
PLAGEMANN, 1992; FREDRIKSEN et al., 1999). Selbst nach 3 Jahren können 
noch hohe Antikörpertiter nachgewiesen werden, so dass keine erneute 
Reinfektion möglich ist (FREDRIKSEN et al., 1999). Hämatologisch können 
unter anderem eine Neutro- und Lymphopenie (ROTH et al., 1981; BOLIN et al., 
1985), eine Leukopenie mit Linksverschiebung oder aber auch unveränderte 
Blutwerte (RADOSTITS und LITTLEJOHNS, 1988) beobachtet werden. Neben 
der direkten Übertragung kann das BVD-Virus auch über die Luft bis zu 10 
Metern Distanz übertragen werden (MARS et al., 1999). Das Überleben des Virus 
in der Aussenwelt ist von der Aussentemperatur abhängig. BENDIXEN (1993) 
zeigte, dass das Virus in Kot bei 35 ˚C während drei Stunden, bei 20 ˚C während 
drei Tagen und bei 5 ˚C während drei Wochen überdauern kann. 
 
4.2.2.  Infektion von immunkompetenten Tieren 
Die Bovine Virusdiarrhoe ist eine akute Erkrankung, welche durch Durchfall, Fie-
ber und Apathie charakterisiert ist (BROWNLIE, 1991; MÖNNIG und PLAGE-
MANN, 1992; NETTLETON und ENTRICAN, 1995). Vorübergehend kann es 
auch zu einer verminderten Futteraufnahme kommen und eventuell sind Tachyp-
noe und seröser bis mukopurulenter Nasenausfluss zu beobachten (BROWNLIE, 
1991). Selten treten im Zusammenhang mit dem BVDV-Typ-1 ernste Formen ei-
ner Infektion wie zum Beispiel starke akute pneumoenterische Erkrankungen oder 
Thrombozytopenien und Hämorrhagien auf (REBHUN et al., 1989; BOLIN und 
RIDPATH, 1992; RIDPATH et al., 2007). Das hämorrhagische Syndrom wird 
häufiger bei Infektionen mit dem BVDV-Typ-2 beobachtet und zeigt sich in Form 
einer schweren Thrombozytopenie mit verbreiteten Hämorrhagien und hoher 




4.2.3. Infektion von serologisch negativen Tieren 
Pestivirusinfektionen bei serologisch negativen Rindern verlaufen üblicherweise 
subklinisch oder rufen beim Muttertier milde Symptome hervor. Es besteht ein 
grosses Risiko der transplazentaren Übertragung des nicht-zytopathogenen Bioty-
ps auf den Fetus. Dies kann zu fetaler Resorption, Abort, Totgeburt, Missbildun-
gen oder zur Geburt eines persistent infizierten Kalbes führen (DONE et al., 1980; 
LIESS et al., 1982; WEISS et al., 1994; NETTLETON und ENTRICAN, 1995). 
Oft sind diese Kälber schwach und untergewichtig; sie kümmern und leiden ver-
mehrt an anderen Infektionen, die zu Respirations- und Gastrointestinaltrakt-
symptomen führen können. Dennoch ist die Überlebensrate boviner Feten auch bei 
früh in der Trächtigkeit infizierten Tieren mit bis zu 70 % erstaunlich hoch 
(NETTLETON und ENTRICAN, 1995).  
 
a) Infektionen zwischen dem 30./40. und dem 100./120. Trächtigkeitstag 
Zwischen dem 30. (NETTLETON und ENTRICAN, 1995) / 40. (LIESS, 1985; 
BAKER, 1987) und dem 100. (NETTLETON und ENTRICAN, 1995) / 120.  
(LIESS, 1985; BAKER, 1987) Trächtigkeitstag kann die fetale Infektion in feta-
lem Tod mit Resorption des Kalbes, Abort oder in Immuntoleranz und Entwick-
lung einer persistenten Infektion resultieren (LIESS, 1985; BAKER, 1987; 
NETTLETON und ENTRICAN, 1995). Zu diesem Zeitpunkt erkennt das Immun-
system das Virus nicht als fremd, sondern toleriert es als körpereigen (STECK et 
al., 1980). Aborte können zu jedem Zeitpunkt vom 30. Tag an, das heisst nach der 
Implantation, auftreten.  
 
b) Infektionen zwischen dem 100. und 150. Trächtigkeitstag 
Zwischen dem 100. und 150. Tag ist das adaptive Immunsystem des Fetus nahezu 
ausgereift. Da dies auch die Zeit des Abschlusses der Organogenese des Nerven-
systems und der Augen darstellt, kann eine virale Infektion zu einer hohen Inzi-
denz an Missbildungen wie Alopezie, pulmonärer Hypoplasie, Wachstumsverzö-
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gerung, Ataxie, zerebellärer Hypoplasie und anderen zentralnervösen Defekten 
und okkulären Läsionen führen. Solche Kälber können persistent infiziert sein. 
Meist sind sie aber virusnegativ und weisen als Zeichen der intrauterinen Sero-
konversion einen hohen präkolostralen Antikörpertiter auf (NETTLETON und 
ENTRICAN, 1995).  
 
c) Infektionen nach dem 150. Trächtigkeitstag 
Infektionen des Fetus nach dem 150. Trächtigkeitstag resultieren in einer voll-
kompetenten Immunantwort und einer Viruselimination (NETTLETON und 
ENTRICAN, 1995).  
 
4.2.4. Persistent infizierte Tiere 
Persistent infizierte Kälber scheiden das Virus während des ganzen Lebens aus 
und sind dadurch epidemiologisch von grosser Bedeutung (DUFFEL und 
HARKNESS, 1985). Sie können untergewichtig und schwach, aber auch völlig 
unauffällig sein. Zum Teil sind kleine Erosionen an Flotzmaul, Zunge und Gingiva 
erkennbar. Auch Fieber und Durchfall sind häufig (WEISS et al., 1994; BRAUN 
et al., 1996). Persistent infizierte Tiere scheiden in allen Körperexkreten und -sek-
reten infektiöses Virus aus (NETTLETON und ENTRICAN, 1995; BARLOW et 
al., 1986; MARS et al., 1999), wobei der Nasenausfluss und der Speichel die po-
tentesten Quellen darstellen (NETTLETON und ENTRICAN, 1995). Persistent 
infizierte Tiere sind essentiell für das Überleben des Virus. Sie stellen die Haupt-
quelle der Virusverbreitung dar. Das Virus kann allerdings auch nach Entfernung 
des persistent infizierten Tieres bis zu 2 Jahren als transiente Infektion in einem 
Bestand zirkulieren (BARBER und NETTLETON, 1993). Kühe, die mit persistent 
infizierten Tieren tragend sind, weisen einen aussergewöhnlich hohen Antikörper-
titer auf (BROWNLIE et al., 1998).  
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4.2.5. Entstehung der Mucosal Disease 
Persistent infizierte Tiere können nach einer Superinfektion mit einem antigene-
tisch ähnlichen zytopathischen Biotyp oder nach einer Mutation oder einer Re-
kombination eines persisitierenden nicht-zytopathogenen Biotyps zu einem zyto-
pathogenen Biotyp die letal verlaufende Mucosal Disease entwickeln (DUFFEL 
und HARKNESS, 1985; BROWNLIE, 1991). Dabei handelt es sich um eine akute 
oder protrahiert verlaufende fieberhafte Erkrankung mit therapieresistentem fibri-
nös-hämorrhagischem Durchfall, erosiven bis ulzerativen Veränderungen der 
Schleimhäute und der Haut im Interdigitalspalt, Apathie und schliesslich letalem 
Ausgang (BROWNLIE, 1991; NETTLETON und ENTRICAN, 1995). Zusätzlich 
zu den schon erwähnten klinischen Symptomen sind in den USA einige Fälle auf-
getreten, die starke Thrombozytopenien und petechiale und ekchymotische Hä-
morrhagien der Schleimhäute aufwiesen (NETTLETON und ENTRICAN, 1995). 
Der letale Ausgang erfolgt meist innerhalb von 3 Wochen (BROWNLIE et al., 
1984). Es konnte aber auch schon ein Zeitraum von 3.5 Monaten beobachtet wer-
den (FRAY et al., 1998). Dies kann laut FRITZEMEIER et al. (1997) dadurch er-
klärt werden, dass eine Superinfektion eines pi-Kalbes mit einem zytopathogenen 
Virus zu Mucosal Disease mit zwei verschiedenen pathogenen Mechanismen 
führt: Entweder führt die Superinfektion direkt zur Mucosal Disease, weil in die-
sem Fall das zytopathogeneVirus das krankheitsverursachende Agens darstellt. 
Dann bricht die Mucosal Disease nach einer kurzen Inkubationszeit von 2 bis 3 
Wochen aus und wird als früh einsetzende Form der Mucosal Disease (Early-onset 
Mucosal Disease) bezeichnet. Oder es kann nach einer genetischen Rekom-
bination zwischen dem persistierenden nicht-zytopathogenen BVD-Virus und dem 
superinfizierten zytopathogenen BVD-Virus verzögert zur Mucosal Disease (Late-
onset Mucosal Disease) kommen. Hier dauert die Inkubationszeit mehrere Monate 
und das pathogene Agens ist nicht identisch mit dem superinfizierenden 
zytopathogenen Virus (FRITZEMEIER et al., 1997). Ähnliche Beobachtungen 
wurden von RIDPATH und BOLIN (1995) erhoben. Im Fall der verspäteten 
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Mucosal Disease werden hohe Titer an neutralisierenden Antikörpern gegen das 
superinfizierende zytopathogene BVD-Virus erzeugt (MÖNNIG et al., 1993). 
 
4.2.6. BVDV-Infektion bei anderen Haus- und Wildwiederkäuern 
Das BVD-Virus kommt nicht nur in der Rinderpopulation vor. Auch unzählige 
andere Haus- und Wildwiederkäuer können infiziert werden (LØKEN, 1995). Bei 
in Gefangenschaft lebenden und freilebenden Wiederkäuern wurde von Ausbrü-
chen berichtet, die der Mucosal Disease von Rindern stark glichen. Von so er-
krankten Tieren konnten auch Pestiviren isoliert werden (NETTLETON, 1990; 
CARLSSON, 1991; LØKEN, 1995; BECHER et al., 1997; MATTSON et al., 
2006; BROADDUS et al., 2007).  
Bei Schafen und Ziegen ist die BVDV-Infektion von grosser Bedeutung, da diese 
oft mit Rindern gehalten und geweidet werden (BROADDUS et al., 2007). Vor 
allem Schafe scheinen von Natur aus empfindlich für eine Infektion mit Pestiviren 
zu sein und bei ihnen scheint die Interspeziesübertragung vom Rind besonders 
ausgeprägt zu sein (LØKEN, 1995). Aus Schafen konnten schon BDV, BVDV-1- 
(BECHER et al., 1994; VILČEK et al., 1997; WILLOUGHBY et al., 2006) und 
BVDV-2- Stämme (VILČEK et al., 1997) isoliert werden. Inokulationen von 
trächtigen Schafen mit BVDV in verschiedenen Trächtigkeitsstadien resultierten 
in Aborten und Geburten von persistent infizierten Lämmern (SCHERER et al., 
2001). PATON et al. (1997) berichteteten von einer Pestivirusinfektion, die durch 
direkten Kontakt von einem persistent infizierten Ochsen auf trächtige Schafe 
übertragen wurde. Dies führte zur Geburt von persistent infizierten Lämmern, 
welche das Virus erneut auf trächtige Rinder übertrugen. Zwei dieser Rinder geba-
ren persistent infizierte Kälber, deren Virus wiederum auf Schafe übertragen wer-
den konnte, was erneut zu pi-Lämmern führte. 
BVDV-Infektionen bei nichtträchtigen Ziegen verlaufen wie beim Schaf ebenfalls 
oft subklinisch. Klinische Symptome aufgrund einer BVDV-Infektion unterschei-
den sich von denen der Schafe dadurch, dass Aborte, vor allem aufgrund einer Pla-
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zentitis (BROADDUS et al., 2009), öfters als persistent infizierte Tiere auftreten 
(DEPNER et al., 1991). BACHOFEN et al. (2005) berichteten von einem per-
sistent infizierten Ziegenkitz, dessen Mutter während der Trächtigkeit zusammen 
mit einem persistent infizierten Kalb gehalten wurde.  
Bei Neuweltkameliden verlaufen BVDV-Infektionen subklinisch (WENTZ et al., 
2003) oder es treten Kümmern, Durchfall, fetaler Tod oder Aborte auf (CARMAN 
et al., 2005; MATTSON et al., 2006; FOSTER et al., 2007). Pi-Tiere konnten 
bisher nur bei Alpakas (CARMANN et al., 2005; MATTSON et al., 2006; 
FOSTER et al., 2007) jedoch nicht bei Lamas nachgewiesen werden (WENTZ et 
al., 2003). 
Von BVDV-Infektionen bei Tieren, die nicht den Wiederkäuern angehören, exis-
tiert keine Literatur. 
 
4.3. Border Disease  
Border Disease (BD) ist eine kongenitale Viruserkrankung bei Schafen, die erst-
mals von HUGHES et al. (1959) in der Grenzregion zwischen England und Wales 
(„border regions“) bei Lämmern beschrieben wurde. In der Schweiz wurde das 
Border-Disease-Virus erstmals 2001 von PETERHANS und Mitarbeitern isoliert 
(BRAUN et al., 2002). Die Seroprävalenz von Border Disease in der Schweizer 
Schafpopulation liegt bei 20 % und kann in grossen Schafherden sogar 65 % errei-
chen (SCHALLER et al., 2000).  
Border Disease kann durch BDV, BVDV-1 und BVDV-2 (CARLSSON, 1991; 
CARLSSON und BELAK, 1994; CAMPELL et al., 1995; SULLIVAN et al., 
1997) ausgelöst werden. Bei allen drei genannten Virustypen wird die Erkrankung 
bei Schafen in der Literatur als Border Disease bezeichnet. Es scheint sogar, dass 
BVDV innerhalb der Schafpopulation von grösserer epidemiologischer Bedeutung 
ist als BDV (KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 2006; SCHLEINER et al., 
2006). Mehrere Studien haben gezeigt, dass persistent mit BVDV infizierte Rinder 
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die Ursache für Ausbrüche von Border Disease bei Schafen darstellen können 
(FRENCH et al., 1974; CARLSSON, 1991; CAMPBELL et al., 1995). 
Die Anwesenheit von Border Disease in einer Herde geht oft mit einer hohen An-
zahl an unfruchtbaren Schafen, Aborten, Totgeburten und Geburten von kleinen, 
lebensschwachen Lämmern mit Missbildungen und Vliesveränderungen, zum Teil 
mit starken Pigmentationen, abnormem Körperbau und Zittern aufgrund der De-
generation und der Missbildung des zentralen Nervensystems, einher (BARLOW 
und PATTERSON, 1982; TERPSTRA, 1985; SAWYER, 1992; LØKEN, 1995; 
NETTLETON und ENTRICAN, 1995; NETTLETON et al., 1998). Die klinischen 
Auswirkungen einer Border-Disease-Erkrankung äussern sich je nach Infektions-
zeitpunkt unterschiedlich (NETTLETON et al., 1998). THABTI et al. (2002) ver-
muteten, dass verschiedene Rassen eine unterschiedliche Empfindlichkeit aufwei-
sen können. 
 
4.3.1. Infektion von immunkompetenten Tieren 
Mit BDV transient infizierte, gesunde Lämmer und erwachsene Schafe zeigen nur 
geringe oder keine Krankheitssymptome. Leichtgradiges Fieber und eine Leuko-
penie sind typisch für die Virämiephase, die während dem 4. und 11. Tag nach der 
Infektion auftritt. Neutralisierende Antikörper können ab dem 11. bis 14. Tag nach 
einer Infektion nachgewiesen werden (NETTLETON et al., 1998). 
 
4.3.2. Infektion von serologisch negativen Schafen 
Während die initiale Infektion eines serologisch negativen Mutterschafs mild oder 
sogar subklinisch verläuft (NETTLETON et al., 1998), sind die Konsequenzen für 
den Fetus gravierend. Das Virus breitet sich schnell über die Plazenta aus und in-
fiziert den Fetus innerhalb der ersten Infektionswoche (BARLOW und PATTER-
SON, 1982). Der fetale Tod kann grundsätzlich während jedem Trächtigkeitssta-
dium, am häufigsten jedoch im Frühstadium, auftreten. Während dieser Zeit 
kommt es meist zur Resorption des Fetus. Gegen Ende der Trächtigkeit treten oft 
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Aborte und Totgeburten auf oder es werden kleine, schwache Lämmer geboren 
(NETTLETON et al., 1998). Die klinischen Symptome bei den Lämmern sind 
sehr unterschiedlich. Sie hängen von der Rasse, der Virusvirulenz und vom Infek-
tionszeitpunkt ab (BARLOW und PATTERSON, 1982; NETTLETON et al., 
1998). 
 
a) Infektion zwischen dem 60. und 80. Trächtigkeitstag 
Vor der Entstehung der Immunkompetenz kann sich das Virus unkontrolliert re-
produzieren. Die fetale Sterblichkeitsrate liegt bei 50 % (NETTLETON et al., 
1998). Wenn Feten während dem 60. und 80. Tag, das heisst zu Beginn der Ent-
wicklung des Immunsystems infiziert werden, sind die Folgen weniger vorherseh-
bar. Während dieser Zeit ist der fetale Tod seltener. Einzelne Lämmer können als 
persistent infizierte Tiere geboren werden. Jedoch können Infektionen während 
dieser Zeit auch zu einer weitverbreiteten entzündlichen Läsion im Zentralnerven-
system führen (BARLOW und PATTERSON, 1982; BONNIWELL et al., 1987). 
Solche Lämmer zeigen deshalb gravierende zentralnervöse Störungen und weisen 
oft einen sehr hohen Antikörpertiter gegen das Border-Disease-Virus auf (ROE-
DER et al., 1987). Es wird vermutet, dass BDV-Infektionen bei nichtträchtigen 
Schafen zu tieferen Antikörpertitern führen als solche bei trächtigen (SAWYER et 
al., 1986). 
 
b) Infektionen nach dem 80. Trächtigkeitstag 
Fetale Infektionen nach dem 80. Tag der Trächtigkeit sind gekennzeichnet durch 
ein Immunsystem, das zu einer Viruselimination fähig ist. Praktisch alle Lämmer 
werden gesund und frei von Antigen, jedoch mit hohen Antikörpertitern gegen das 
Border-Disease-Virus geboren (BARLOW und PATTERSON, 1982; NETTLE-
TON et al., 1998). Doch auch während dieser Zeitperiode können Totgeburten 
oder Geburten von lebensschwachen Lämmern mit nervösen Symptomen, Bewe-
gungsapparat- oder Körpermissbildungen auftreten. Solche Tiere sterben meist 
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innert kürzester Zeit. Bei diesen Lämmern werden zerebelläre Hypo- und Dyspla-
sien, Hydran- und Porenzephalien, resultierend von einer nekrotisierenden Ent-
zündung gefunden (NETTLETON et al., 1998). Die schwerwiegenden Verände-
rungen scheinen aufgrund einer zellvermittelten Immunantwort zu entstehen 
(BARLOW und PATTERSON, 1982; NETTLETON et al., 1998). 
 
4.3.3. Persistent infizierte Schafe 
Persistent infizierte Lämmer entstehen bei einer Infektion vor dem 80. Trächtig-
keitstag. Solche Lämmer sind tolerant gegenüber dem Virus und  bleiben lebens-
lang persistent infiziert (NETTLETON, 1990). Eine präkolostrale Blutprobe ist 
Antigen positiv und Antikörper negativ. Die typischen pathologischen Verän-
derungen bei diesen Tieren zeigen sich im zentralen Nervensystem und in der 
Haut (NETTLETON et al., 1998). Border Disease ist charakterisiert durch übli-
cherweise kleine und schwache Lämmer, die oft nicht selbstständig stehen kön-
nen, rhythmischen Tremor zeigen, abnormales langes haariges Vlies aufweisen 
(BARLOW und PATTERSON, 1982; TERPSTRA, 1985) und  Missbildungen im 
Bereich des Gesichtsschädels und der langen Röhrenknochen zeigen (NETT-
LETON und ENTRICAN, 1995; NETTLETON et al., 1998). Immer wieder kön-
nen bei mit BDV infizierten Tieren auch Myokardläsionen beobachtet werden 
(CARLSSON und BELÁK, 1994). Der Tremor variiert von heftigen rhythmischen 
Kontraktionen der Nachhandmuskulatur bis zu kaum wahrnehmbarem Zittern des 
Kopfes, der Ohren und des Schwanzes. Vliesabnormalitäten sind vor allem bei 
stark behaarten Rassen im Nacken- und Rückenbereich sichtbar. Teilweise können 
bei betroffenen Lämmern auch braune oder schwarze Pigmentflecken auf dem Fell 
auftreten (NETTLETON et al., 1998). Der Tremor tritt aufgrund von Myelindefi-
ziten im ZNS auf, und das haarige Erscheinungsbild entsteht aufgrund einer stark 
erhöhten Anzahl an primären Haarfollikeln (NETTLETON et al., 1998). Betrof-
fene Lämmer werden aufgrund der Symptome als „hairy shakers“ bezeichnet 
(TERPSTRA, 1985; NETTLETON et al., 1998). Aufgrund der geringen Patho-
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genität gewisser Virusstämme können einige Lämmer jedoch auch ohne klinische 
Symptome und nur mit geringen pathologischen Läsionen geboren werden 
(BONNIWELL et al., 1987). Viele der betroffenen Lämmer sterben vor dem Er-
reichen des geschlechtsreifen Alters. Bei sorgfältiger und intensiver Betreuung 
können persistent infizierte Schafe gelegentlich überleben, sich fortpflanzen und 
das Virus auf die Nachkommen übertragen. Bei Lämmern mit zentralnervösen Be-
funden können die Symptome allmählich abnehmen und im Alter von 3 bis 6 Mo-
naten vollständig verschwinden. Schwäche und Zittern können jedoch bei Stress-
situationen manifest werden und der Tod kann jederzeit eintreten (NETTLETON 
et al., 1998). Es wurde aber auch von persistent infizierten Schafen berichtet, die 
bis zu 66 Monate alt geworden sind und klinisch über lange Zeit unauffällig blie-
ben (LØKEN, 1995).  
Persistent infizierte Tiere spielen im Pestivirus-Infektionsgeschehen als Hauptin-
fektionsquelle eine bedeutende Rolle, da sie über Körpersekrete und -exkrete 
zeitlebens grosse Virusmengen ausscheiden (TERPSTRA, 1981; LØKEN, 1995). 
Lämmer von persistent infizierten Auen sind, von seltenen Ausnahmen abgesehen 
(SAWYER et al., 1986), ebenfalls persistent infiziert (BARLOW et al., 1980; 
NETTLETON et al., 1998). Pi-Böcke weisen eine verminderte Fruchtbarkeit auf. 
Das Virus kann beim Deckakt durch die infektiösen Spermien auf das weibliche 
Tier übertragen werden (NETTLETON et al., 1998). Je nach Nachweismethode ist 
eine persistente Infektion erst ab dem zweiten Lebensmonat nachweisbar, wenn 
das Virus nicht mehr von den kolostralen Antikörpern neutralisiert wird. In pi-
Tieren, die älter als 4 Jahre sind, kann sich ein tiefer Antikörpertiter entwickeln 
(NETTLETON et al., 1992). Geringe Antikörpermengen im Serum von pi-
Schafen können ein möglicher Grund für eine nicht erfolgreiche Virusisolation 
darstellen (FENTON et al., 1990). 
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4.3.4. Late-onset Disease bei persistent infizierten Schafen 
Persistent infizierte Tiere haben eine gesteigerte Empfänglichkeit für andere In-
fektionen (TERPSTRA, 1985) und sterben daher oft früh aufgrund verschiedener 
Ursachen. Betroffene Schafe können spontan starken Augen- und Nasenausfluss, 
manchmal kombiniert mit respiratorischen Symptomen, aufweisen. Oft erkranken 
sie an unstillbarem Durchfall und sterben an Enterocolitis. Pathologisch-anato-
misch können bei solchen Schafen Läsionen der Maulschleimhaut und des Oeso-
phagus sowie eine starke Verdickung von Ileum, Zäkum und Kolon gefunden 
werden. Aus dem Darm kann oft zytopathisches Border-Disease-Virus isoliert 
werden (BARLOW et al., 1983; NETTLETON et al., 1992; MONIES und SIMP-
SON, 1997). 
 
4.3.5. Border Disease bei Ziegen 
Über Border Disease bei Ziegen liegen nur wenige Berichte vor. Serologische 
Untersuchungen in verschiedenen Ländern zeigen jedoch, dass die Infektion weit 
verbreitet sein muss (LØKEN et al., 1990; KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 
2006). Ziegen sind neben dem Border-Disease-Virus auch für das BVD-Virus 
empfänglich, wenn sie zusammen mit persistent infizierten Rindern gehalten 
werden (BROADDUS et al., 2007). Es konnte sowohl BVDV-1 (PRATELLI et 
al., 2001) als auch BVDV-2 (KIM et al., 2006)  nachgewiesen werden.  
Eine Infektion von trächtigen Ziegen führt wegen einer schweren Plazentitis zu 
Aborten (LØKEN und BJERKÅS, 1991) und zu hohen Sterblichkeitsraten unter 
den Jungtieren (BARLOW und PATTERSON, 1982; LØKEN und BJERKÅS, 
1991; HURTADO et al., 2004). Bis anhin sind nur wenige persistent infizierte 
Ziegen lebend geboren worden (HURTADO et al., 2004; BACHOFEN et al., 
2005). Die betroffenen Tiere wiesen von Geburt an Tremor am ganzen Körper auf 
(KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 2007; KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 
2008b). Nach LØKEN et al. (1982) können aus dem Tremor später tonisch-
klonische Krämpfe am ganzen Körper hervorgehen (LØKEN et al., 1982).  
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4.3.6. Border Disease bei Rindern 
Pestivirusaustausch zwischen Schafen und Rindern tritt leicht auf (CARLSSON, 
1991; CARLSSON und BELAK, 1994; CAMPBELL et al., 1995; PATON et al., 
1997). Auch Ausbrüche von Border Disease aufgrund einer Virusübertragung vom 
Rind auf das Schaf sind beobachtet worden (CARLSSON, 1991). Bis jetzt liegen 
aber erst wenige Hinweise für eine natürliche Übertragung vom Schaf auf das 
Rind vor (PATON et al., 1997). BECHER et al. (1997) konnten zeigen, dass es 
sich bei einem Pestivirus, das 1960 von einem Rind in Australien isoliert wurde, 
um ein Border-Disease-Virus handelte. CARLSSON und BELÁK, (1994) be-
schrieben eine Übertragung von Border-Disease-Virus von einem persistent 
infizierten Schaf auf Rinder. Später wurde dieses Virus sequenziert und es stellte 
sich heraus, dass es sich dabei nicht um BD-, sondern um BVD-Virus handelte 
(PATON et al., 1995b). Kürzlich berichteteten CRANWELL et al. (2007) über 
den Nachweis von Border-Disease-Virus bei infizierten Rindern, und 
KRAMETTER-FRÖTSCHER et al. (2008) wiesen nach, dass Border-Disease-
Virus-Infektionen von persistent infizierten Schafen auf Rinder möglich sind.  
 
4.3.7. Border Disease Viren bei anderen Tieren 
Es existieren keine Berichte von Border-Disease-Viren, die von Schweinen auf 
Wiederkäuer übertragen wurden. Beim Schwein wurde jedoch eine der klassi-
schen Schweinepest sehr ähnliche Erkrankung beschrieben, welche durch ein Bor-
der-Disease-Virus verursacht wurde (ROEHE et al., 1992). Darüber hinaus konnte 
ein Pestivirus aus Schweinen isoliert werden, welches den Border-Disease-Viren 
zugeordnet werden konnte (VILČEK und BELÁK, 1996). 
Von Border Disease bei Gämsen wurde in den französischen (PIOZ et al., 2007) 
und spanischen Pyrenäen (IGNASI et al., 2008) berichtet. Im Gegensatz zu den 
spanischen Pyrenäen konnten in den französischen Pyrenäen kein Massensterben 
oder sonstige klinische Symptome beobachtet werden. In den spanischen Pyrenäen 
wurden bei den Tieren Apathie, Schwäche, Abmagerung, Bewegungsanomalien, 
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Alopezie mit Hauthyperpigmentation, abnormes Verhalten und Fehlen der 
Fliegenabwehr beobachtet. Es handelte sich bei diesem Ausbruch um den ersten 
Fall, bei welchem ein Border-Disease-Virus in Zusammenhang mit einer Krank-
heit bei Wildtieren gebracht werden konnte, die einen grossen Einfluss auf diese 
bewirkte und eine hohe Mortalität aufwies (IGNASI et al., 2008). 
Da noch von über 50 anderen Wiederkäuerarten bekannt ist, dass sie mit Pestivi-
ren infiziert sind, besteht die theoretische Möglichkeit, dass Schafe und Ziegen 




































5. MATERIAL UND METHODIK 
 
5.1. Untersuchte Tiere 
Die Untersuchungen wurden zwischen dem 12. Juni 2007 und dem 23. August 
2007 an neun Stierkälbern (Tiergruppe A) durchgeführt. Diese wurden während 
dieser Zeit mit zwei persistent mit Border-Disease-Virus infizierten Schafen 
(Tiergruppe B) zusammengehalten. 
 
5.1.1. Tiergruppe A  
Die Gruppe A bestand aus neun Stierkälbern aus sechs verschiedenen Betrieben. 
Davon gehörten drei der Fleckvieh-, zwei der Holstein Friesian- und vier der 
Braunviehrasse an. Die Kälber waren zu Beginn der Akklimatisationsphase 99 bis 
156 Tage (131 ± 18.8 Tage) alt. Alle neun Tiere waren unmittelbar vor dem Zu-
kauf mit negativem Ergebnis sowohl auf BVDV- und BDV-Antigen als auch auf 
BVDV-Antikörper getestet worden. Die Kälber waren schon während der Akkli-
matisationsphase von Trichophytie befallen und wurden deshalb ab dem Tag 8 der 
Infektionsphase in Intervallen von 3 – 4 Tagen bis zum Tag 37 der Infektions-
phase mit einem Breitspektrum-Antimykotikum (Enilconazol, Imaverol®, Bio-
kema SA, Crissier) lokal behandelt. Die Tiere waren zu Beginn der Infektions-
phase 129 bis 186 Tage (161 ± 18.8 Tage) alt. 
 
5.1.2. Tiergruppe B  
Die Gruppe B bestand aus zwei weiblichen Schafen im Alter von einem Jahr. 
Beide waren im Jahr 2006 geboren. Beim einen Tier handelte es sich um ein Weis-
ses Alpenschaf (Nr. 1), beim anderen um ein Schwarzbraunes Bergschaf (Nr. 2). 
Das Schaf 1 wurde im Alter von 2 Tagen ans Tierspital Zürich gebracht, da es ty-
pische Symptome von Border Disease wie Ataxie, Tremor und haariges Vlies 
aufwies. Das Schaf 2 wurde im Alter von 3 Monaten mit Kopftremor und Ataxie 
ans Tierspital Zürich überwiesen. Bei beiden Tieren war die immunhistochemi-
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sche Untersuchung von Hautbiopsien auf Pestivirusantigen (THÜR et al., 1997; 
BRAUN et al., 2002; ARQUINT, 2003) positiv gewesen. Beim Schaf 1 war über 
einen Zeitraum von einem Jahr infektiöses Virus mittels RT-PCR auch in Leuko-
zyten und intermittierend in Nasentupfern nachgewiesen worden. Beim Schaf 2 
war der mehrmalige Virusnachweis aus Serum, Leukozyten, Haaren, Urin, Maul- 
und Nasentupfern gelungen. Das aus Leukozyten isolierte Virus wurde beim Schaf 
1 als CH-BD4 und beim Schaf 2 als CH-BD3 bezeichnet (Abb. 1). Zudem waren 
beide Tiere auf ovines Herpesvirus Typ 2 positiv.  
 
5.2. Untersuchungsort und -bedingungen 
Die Untersuchungen wurden in einem Rinderstall, der mittels Gittern zu einem 
Laufstall umfunktioniert wurde, durchgeführt. Seine Fläche betrug 56.1 m², die 
Höhe 2.9 m und das Volumen 162.7 m³. Die Tiere hatten täglich zwischen 1 und 4 
Stunden Auslauf (1.5 ± 1.2 Stunden) auf einem betonierten, eingezäunten Platz 
(64.7 m²). Die Fütterung bestand aus Heu ad libitum, Kälberkraftfutter und einem 
Ergänzungsfuttermittel (Totalin®, Werner Stricker AG, Zollikofen). Gleichzeitig 
stand allen Tieren ein mineralisierter Salzleckstein zur Verfügung. Die Tiere hat-
ten freien Zugang zur Wassertränke. Der Stall war mit einer Liegematte aus Stroh 
eingestreut, die jeden Tag erneuert wurde. Die Aussen- und Innentemperaturen 
wurden täglich gemessen. Die Stalltemperatur lag zwischen 15.3 und 23.2 °C 
(19.3 ± 1.7 °C) und die Luftfeuchtigkeit zwischen 48.0 und 81.0 % (67 ± 6.2 %). 
Die Aussenlufttemperatur schwankte während des täglichen Auslaufs zwischen 
11.7 und 32.0 °C (18.4 ± 4.3 °C), die Luftfeuchtigkeit zwischen 32.0 und 85.0 % 
(67.3 ± 11 %). Den Schafen stand ein Lämmerschlupf von 7.8 m² als Rückzugs-
möglichkeit zur Verfügung. 
 
5.3. Phasen der Untersuchung 




Die Akklimatisationsphase dauerte 30 Tage und diente der Angewöhnung und 
Überwachung der Tiere. Sie stellte zugleich eine Quarantänephase dar. Kein Tier 
durfte während dieser Phase den serologischen Status verändern. Durch strikte 
Kleidervorschriften wurde das Risiko einer Virusübertragung klein gehalten. Dazu 
gehörten die Stiefeldesinfektion mit Incidin® PLUS (Ecolab GmbH, Muttenz) und 
die Händedesinfektion mit Baktolin® und Sterilium® (Bode Chemie, D- Hamburg) 
sowie der tägliche Wechsel von separater Schutzkleidung. Die Schafe wurden 
während der Akklimatisationsphase an einem von den Kälbern getrennten Ort 
gehalten und von anderen Personen betreut. 
 
5.3.2. Infektionsphase 
Die Infektionsphase begann am Ende des Tags 0, als die beiden pi-Schafe in die 
Herde der 9 Kälber verbracht wurden. Die Infektionsphase sollte so lange dauern, 
bis 6 von 9 Kälbern serokonvertiert hatten. Dies war nach 72 Tagen der Fall gewe-
sen. 
 
5.4. Methodik der Untersuchungen 
5.4.1. Klinische Untersuchungen 
Die Kälber wurden zu Beginn und am Ende der Akklimatisationsphase gründlich 
klinisch untersucht. Die rektale Temperatur wurde in der Akklimatisationsphase 
wöchentlich gemessen.  
Während der Infektionsphase wurden die Kälber täglich klinisch untersucht. Be-
urteilt bzw. gemessen wurden das Allgemeinbefinden, die rektale Temperatur, das 
Herz- und Kreislaufsystem sowie der Atem- und Verdauungsapparat. Im Weiteren 
wurden die Schleimhäute sowie die äussere Haut beurteilt. 
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5.4.2. Entnahme von Blutproben 
Für den BVD-Antikörper- und -antigennachweis wurden ab dem Tag 0 alle 2 Tage 
und ab dem Tag 6 bis zum 20. Tag täglich, danach bis zum Tag 72 im Abstand 
von 2 Tagen Blutproben entnommen. Für die hämatologischen Untersuchungen 
wurden ab dem Tag 0 alle 3 Tage und ab dem Tag 6 bis zum Tag 14 täglich, da-
nach bis zum Tag 72 im Abstand von 2 Tagen Blutproben entnommen. Die Blut-
entnahmen erfolgten abwechselnd aus beiden Jugularvenen. Die Haut über der Ju-
gularvene wurde zu diesem Zweck rasiert, mit Hibiscrub® (Globopharm, Küs-
nacht) gewaschen, mit Alkohol entfettet und mit Hibitan® (Chlorhexidin, SSL 
Healthcare, Reinach) desinfiziert. Die Vene wurde manuell oder mit Hilfe einer 
Staukette gestaut. Mit Hilfe von Vakuumröhrchen (Vacuette, Greiner Bio-One 
GmbH, A-Kremsmünster) wurden je 6 ml EDTA-Blut, 6 ml Serum und 2 ml 
EDTA-Blut entnommen. Die 6 ml EDTA-Blutprobe wurde für den BVD-Anti-
gennachweis, die 6 ml Serumprobe für den Antikörpernachweis und die 2 ml 
EDTA-Blutprobe für die hämatologische Untersuchung verwendet. Allfällige 
Schwellungen wurden mit einem heparinartigen Gel (Hepa Gel®, Spirig Pharma 
AG, Egerkingen) lokal behandelt. 
 
5.4.3. Entnahme von Nasentupferproben 
Am Tag der Blutentnahmen wurden zusätzlich bis zum Tag 41 der Infektions-
phase von allen neun Kälbern, ab dem Tag 42 noch von drei Kälbern (Nr. 2, 5, 6) 
und ab dem Tag 66 von zwei Kälbern (Nr. 5, 6) Tupferproben aus der Nase ent-
nommen (Tupfersystem Amies Agar Gel 108C, Copan, Italia SPA). Dabei wurde 
jeweils ein Nasentupfer in eine Nasenöffnung eingeführt und durch vorsichtiges 
Drehen wurde etwas Sekret gewonnen. Nach der Probenentnahme wurden die 
Tupfer in die Röhrchen mit Medium gesteckt, gut verschlossen und zur virologi-
schen Untersuchung an das Institut für Veterinär-Virologie der Vetsuisse-Fakultät 
der Universität Bern versandt.  
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5.5. Untersuchungen der Blut- und Nasentupferproben 
5.5.1. Nachweis viraler RNA im Blut 
Der Nachweis viraler RNA im EDTA-Blut und Nasentupfer-Medium erfolgte 
mittels quantitativer RT-PCR. Für die vorgängige RNA-Isolation aus antikoagu-
liertem Vollblut wurden das BioRobot-Universal-System und der QIAamp-Virus- 
BioRobot-MDx-Kit, beide von QIAGEN (QIAGEN AG, Hombrechtikon), ver-
wendet. Anschliessend wurde die RNA entsprechend dem Protokoll des Cador-
BVDV-RT-PCR Kits (QIAGEN) mit dem Master-Mix, welcher alle Reagenzien 
und Enzyme für die Reversetranskription und die spezifische Amplifikation ent-
hält, und der internen Kontrolle, welche eine Hemmung der RT-PCR durch mögli-
cherweise in der Probe vorhandene Inhibitoren anzeigt, gemischt. Die im Master-
Mix enthaltenen Primer und Sonden erkennen eine bei Pestiviren konservierte Ge-
nom-Sequenz (Panpesti) und  können darum auch für die Detektion von Border-
Disease-Virus verwendet werden. Als Kontrolle wurde virale RNA des BDV-
Stammes „Moredun“ mitgeführt. Für die Reaktion wurde der Thermocycler ABI 
7300 verwendet (Applied Biosystems, Rotkreuz). Nach Auswertung der Rohdaten 
wurde die in der Probe vorhandene virale RNA-Menge in CT-Werten ausgedrückt, 
wobei ein CT-Wert < 45 als positiv galt. Die RNA-Isolation und RT-PCR-Präpa-
ration wurden in speziell dafür vorgesehenen und räumlich getrennten Labors 
durchgeführt. 
 
5.5.2. Nachweis viraler RNA in den Nasentupferproben 
Die Nasentupfer wurden mit einer abgeflammten Pipette aus dem Transport-Röhr-
chen entfernt und in ein 15-ml-Röhrchen (Sarstedt AG, Sevelen) gesteckt, das 
vorgängig mit 2 ml Zellkultur-Medium bestückt worden war (Earle’s Minimal Es-
sential Medium (MEM) von Seromed (Biochrom, München) mit 2 % fetalem Käl-
berserum (frei von Pestivirus und Antikörpern gegen Pestiviren von Oxoid GmbH 
(Wesel, Deutschland)). Nachdem die Medium-Röhrchen mit den Tupfern gut auf-
gemischt worden waren (Vortex Reagenzglasmixer), konnte der Tupfer entfernt 
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und das Medium für die weiteren Untersuchungen verwendet werden. Als Positiv-
Kontrollen wurden Nasentupfer eines BVDV persistent infizierten Kalbes ver-
wendet. Die Analyse erfolgte nach dem unter 5.5.1. beschriebenen Verfahren für 
den viralen RNA-Nachweis im Blut. 
 
5.5.3. Antikörpernachweis im Blut 
Um den Zeitpunkt der Serokonversion möglichst genau festlegen zu können, wur-
den alle Blutproben fortlaufend auf das Vorhandensein von Antikörpern gegen 
Pestiviren untersucht. Dazu wurde der am Institut für Veterinär-Virologie der Vet-
suisse-Fakultät der Universität Bern entwickelte In-House-Antikörper-ELISA 
verwendet. Für diesen Test wurden Mikrotiterplatten (Maxisorp, A/S Nunc, 
Kamstrub, Dänemark) kolonnenweise alternierend mit je 100 μl/Delle Virusanti-
gen (mit dem cp BVD-Virus A1138/69 [BVDV-1a] infizierte, Tween20 behan-
delte Zellkulturen) respektive negativem Kontrollantigen (nicht infizierte Zellkul-
turen) in einer definierten Verdünnung mit Beschichtungspuffer (0.1 M Natrium-
karbonat-Bikarbonat, pH 9.6) beschichtet und während 16 Stunden bei +4 °C in 
einer feuchten Kammer inkubiert. Die beschichteten Platten wurden anschliessend 
dreimal mit Waschpuffer (0.5 M NaCl; 0.02 M Tris; 0.005 % Tween 20, pH 8.0) 
gewaschen. Die Vollblutproben (nicht antikoaguliert) wurden während 10 Minu-
ten bei 2000 x g zentrifugiert, wodurch sich das Serum vom Blutkoagulum ab-
trennte und abpipettiert werden konnte. Die Serumproben wurden 1:10 in 1% 
Milchpuffer (Bio-Magermilchpulver, gelöst in Waschpuffer) verdünnt und in die 
Platten verteilt (100 μl/Delle). Nach einer einstündigen Inkubation bei Raumtem-
peratur wurden die Platten dreimal mit Waschpuffer gewaschen. Für den Nach-
weis der gebundenen Antikörper wurde an Peroxidase gekoppeltes Ziegen-anti-
Rinder IgG (Microtec Produkte AG, Embrach) in jede Delle pipettiert und bei 
Raumtemperatur während 60 Minuten inkubiert. Nach erneutem dreimaligem Wa-
schen mit Waschpuffer wurde zur Sichtbarmachung der konjugierten Antikörper 
die Chromogenlösung ABTS (Roche Diagnostics, Indianapolis, USA) zugegeben 
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und die Färbung mittels eines ELISA-Platten-Lesers gemessen (Extinktion bei λ = 
405 nm). 
Um den Verlauf des Antikörper-Titers abschliessend besser beschreiben und zwi-
schen einzelnen Tieren vergleichen zu können, wurden die Proben einzelner Zeit-
punkte im gleichen ELISA-Ansatz getestet. Aufgrund der höheren möglichen Pro-
benzahl pro Platte wurde dafür der Herd Check-BVDV-Antikörper-ELISA-Kit 
von Idexx (Idexx Laboratories B.V., Schiphol-Rijk, Niederlande) gemäss der Vor-
schrift des Herstellers verwendet. 
 
5.5.4. Serumneutralisationstest 
Da der Antikörper-ELISA Antikörper gegen alle Pestiviren nachweist, musste 
mittels Serumneutralisationstests (SNT) festgestellt werden, gegen welches Virus 
die Antikörper gerichtet waren. Dafür wurden die Seren der Zeitpunkte 0 und 72 
Tage in Zellkulturmedium in 1:2 Schritten zunehmend verdünnt. Die eine Hälfte 
des Volumens jeder Verdünnungsreihe wurde mit einer festgelegten Menge BDV 
(CH-BD4, isoliert aus Leukozyten des pi-Schafs 1196.5820), die andere mit 
BVDV (CH-04-01b, isoliert aus einem Schweizer pi-Kalb; BACHOFEN et al., 
2008) 1:2 gemischt. Die Virus-Serum-Mischungen wurden 60 Minuten bei 37 °C 
und 5 % CO2 inkubiert. Anschliessend wurde jede Verdünnung in 6 Dellen (100 
μl/Delle) einer 96-er-Mikrotiterplatte verteilt. Der Boden der Dellen wurde vor-
gängig mit embryonalen Kälbernasen-Epithelzellen (EKaNaEp) für den BVDV- 
und LSM-Zellen für den BDV-Nachweis beschichtet. Die Platten wurden während 
5 Tagen bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Anschliessend wurden die mit Pestivi-
rus infizierten Zellen mittels polyklonaler Immunperoxidase-Färbung (IPO-Fär-
bung) sichtbar gemacht (ADLER et al., 1994). Um die eingesetzten Mengen BDV 
und BVDV zu überprüfen (Rücktitration), wurden diese in Zellkulturmedium in 
1:10 Schritten verdünnt und jede Verdünnung in 6 Vertiefungen einer mit EKa-
NaEp oder LSM-Zellen beschichteten Mikrotiterplatte verteilt und während 5 Ta-
gen bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert. Die viralen Proteine wurden anschliessend 
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mittels IPO-Färbung sichtbar gemacht und der Virustiter in „Zellkultur infektiöse 
Dosis 50“ (TCID, Tissue Culture Infectious Dose 50) nach der Methode von 
REED und MUENCH (1938) berechnet. Der Titer sollte dabei möglichst nahe an 
100TCID50 pro Delle sein. Der neutralisierende Antikörper-Titer wurde als rezip-
roker Wert derjenigen Serum-Verdünnung ausgedrückt, bei welcher die Antikör-
per in 50 % der Dellen eine Infektion verhinderten (REED und MUENCH, 1938). 
 
5.5.5. Hämatologische Untersuchungen 
Die Untersuchungen erfolgten im Veterinärmedizinischen Labor der Vetsuisse-
Fakultät der Universität Zürich. Im EDTA-Blut wurden mittels des Hämatologie-
analyzers Cell-Dyn 3500 (Abbott, Wiesbaden) die Parameter Hämatokrit, Hä-
moglobingehalt, Erythrozytenkonzentration, mittlere korpuskuläre Hämoglobin-
menge (MCH), mittlere korpuskuläre Hämoglobin-Konzentration (MCHC), mitt-
leres Zellvolumen (MCV), die Leukozytenkonzentration sowie ein Differential-
blutbild bestimmt. Das Plasmaprotein und das Fibrinogen wurden refraktometrisch 
gemessen.  
 
5.6. Statistik  
Die statistische Auswertung erfolgte mit Hilfe des Programms StatView 5.1 (SAS 
Institut, Schweiz). Die Ergebnisse wurden als Mittelwerte und deren Standardab-
weichung angegeben. Zur Berechnung der signifikanten Unterschiede der einzel-
nen Parameter wurde eine Varianzanalyse mit wiederholten Messungen 
(ANOVA) durchgeführt. Zum Schluss wurde mit den klinischen und hämatologi-
schen Daten eine zeitliche Synchronisation durchgeführt. Als Bezugspunkt für die 
Synchronisation wurde das letzte Serokonversionsdatum gewählt. Darauf bezug-
nehmend konnten die Tage 27 bis 62 synchronisiert ausgewertet werden. Ein P-
Wert von < 0.05 wurde als signifikant angesehen. 
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5.7. Zusammenarbeit mit anderen Instituten 
Am Zustandekommen der vorliegenden Arbeit waren ausser der Klinik für Wie-
derkäuer der Vetsuisse-Fakultät der Universität Zürich (Prof. Dr. Dr. h. c. U. 
Braun) die folgenden Institute und Abteilungen der Vetsuisse-Fakultäten Zürich 
und Bern beteiligt: 
- Institut für Veterinär-Virologie der Vetsuisse-Fakultät der Universität Bern 
(Prof. Dr. E. Peterhans, Dr. C. Bachofen): Virologische und serologische Unter-
suchungen. 
- Veterinärmedizinisches Labor der Vetsuisse-Fakultät der Universität Zürich 
(Prof. Dr. H. Lutz): Hämatologische Untersuchungen. 
- Abteilung für Ambulanz und Bestandesmedizin der Vetsuisse-Fakultät der 




Für die Versuche lag eine Tierversuchsbewilligung (Nr. 12/2007) des Kantonalen 
Veterinäramtes Zürich vor. Die Bewilligung war vom 17. Januar 2007 bis zum 16. 















6.1. Klinische Untersuchungen 
6.1.1. Allgemeinzustand, Fresslust und Nährzustand 
Der Allgemeinzustand war während der gesamten Untersuchungsdauer bei den 
Kälbern abhängig von den restlichen klinischen Symptomen ungestört bis mit-
telgradig gestört. Dies äusserte sich an den Tagen 5 und 6 bei einem Kalb (Nr. 4) 
in einer reduzierten Fresslust, Apathie und einer rektalen Temperatur von 40.5 be-
ziehungsweise 41.0 °C und wurde als mittelgradig gestört bezeichnet. Am Tag 7 
wurde bei einem Kalb (Nr. 5) ein leichtgradig reduzierter Allgemeinzustand mit 
einer rektalen Temperatur von 39.6 °C und vermehrtem Liegen bei erhaltener 
Fresslust beobachtet. Die Fresslust war während der Infektionsphase am Tag 5 bei 
einem Kalb (Nr. 4) und am Tag 6 bei 3 Kälbern (Nr. 3, 4, 7) reduziert. Bei den 
anderen Kälbern war sie während der gesamten Untersuchungszeit normal.  
 
6.1.2. Rektale Temperatur 
Während der Akklimatisationsphase lag die rektale Temperatur der Kälber zwi-
schen 37.8 und 40.0 °C (39.0 ± 0.5 °C; Abb. 2) und während der Infektionsphase 
zwischen 36.9 und 41.0 °C (38.7 ± 0.5 °C; Abb. 3). Während der Akklimatisati-
onsphase wiesen drei Kälber (Nr. 2, 4, 8) an den Tagen -29, -14 und -7 und wäh-
rend der Infektionsphase sechs Kälber (Nr. 3, 4, 5, 7, 8, 9) an den Tagen 1, 5, 6, 7, 
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Abb. 2: Rektale Temperatur bei neun Kälbern während der Akklimatisations-
phase  
 
6.1.3. Herz- und Kreislaufsystem, Augenausfluss 
Die Herzfrequenz lag während der gesamten Untersuchungszeit zwischen 48 und 
100 Schlägen pro Minute (71.2 ± 7.7 Schlägen pro Minute). Die weitere Untersu-
chung des Herz- und Kreislaufsystems war bei allen Kälbern während der ganzen 
Zeit unauffällig. Die Skleralgefässe waren bei allen Tieren während der gesamten 
Untersuchungszeit leichtgradig injiziert. Nur am Tag 3 der Infektionsphase waren 
die Skleralgefässe beim Kalb 1 mittelgradig injiziert. 
Zu Beginn der Akklimatisationsphase und während der ersten beiden Tage der 
Infektionsphase konnte bei keinem der Kälber Augenausfluss beobachtet werden. 
Am Ende der Akklimatisationsphase und ab dem Tag 3 der Infektionsphase zeig-
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Tab. 1: Übersicht über die Tage mit erhöhter Rektaltemperatur bei neun Käl-
bern während der Akklimatisations- und Infektionsphase. 
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Leere Felder: T < 39.2 °C 
Hellgraue Felder: T 39.2 - 39.5 °C 
Dunkelgraue Felder: T 39.6 - 40.0 °C 
Schwarze Felder: T 40.1 - 41.0 °C 
 
6.1.4. Atemapparat 
Die Atemfrequenz lag während der gesamten Untersuchungszeit zwischen 12 
und 56 Atemzügen pro Minute (26.1 ± 6.3 Atemzügen pro Minute). Der Atem-
typ war stets kostoabdominal. Bei der Auskultation konnte bei allen Kälbern 
während der gesamten Untersuchungszeit maximal ein verstärktes Vesikulärat-
men festgestellt werden. Alle Kälber wiesen sowohl in der Akklimatisations- als 
auch in der Infektionsphase an unterschiedlichen Tagen Nasenausfluss von serö-




6.1.5. Haut- und Hautanhangsorgane 
Im Haarkleid haben sich abgesehen von einer Infektion mit Trichophyton spp., 
die alle Kälber betraf, keine speziellen Veränderungen gezeigt. An den Lymph-
knoten konnten während der gesamten Untersuchungszeit keine abnormen Be-
funde festgestellt werden.  
Beim Kalb 8 wurden Veränderungen an den Klauen festgestellt. Sie zeigten sich 
an den Hinterklauen an den Tagen 26, 29, 30, 34, 35, 37, 38, 41 und 42 in Form 
von geröteter Haut im Zwischenklauenspalt und plantar des Kronrands bis über 
die Afterklauen.  
 
6.1.6. Farbe und Veränderungen der Schleimhäute 
Die Farbe der Schleimhaut war bei allen Tieren während der gesamten Untersu-
chungszeit blassrosa bis rosa. Zu Beginn der Akklimatisationsphase waren bei 
keinem Kalb Veränderungen an den Schleimhäuten festzustellen. Nach Um-
stellung von Milch- auf Rauhfutter waren am Ende der Akklimatisationsphase 
leichtgradige Maulschleimhautveränderungen in Form von kleinen, vereinzelt 
vorkommenden, schwachen, länglich bis ovalen Erosionen sichtbar. Diese läng-
lichen, leichtgradigen Schleimhautverletzungen traten während der Infektions-
phase noch vereinzelt auf, bildeten sich aber immer wieder zurück. Ab dem Tag 
3 der Infektionsphase (Abb. 4, 5; Tab. 2) waren bei zwei Kälbern (Nr. 3, 7) 
erstmals vereinzelt punktförmige rötliche Verfärbungen bis feine Erosionen 
sichtbar, die ebenfalls als leichtgradige Veränderungen bezeichnet wurden. 
Später wurden diese Veränderungen auch bei den anderen Kälbern beobachtet. 
Diese Veränderungen befanden sich im Bereich des harten Gaumens, des 
Mundwinkels, der Schleimhäute der Ober- und Unterlippen und des inzisivalen 
Gingivaanteils. Die Erosionen bildeten sich entweder zurück oder es entwickel-
ten sich mittelgradige Schleimhautveränderungen in Form von halbkreisförmi-
gen, rauen, rötlich-braunen Erhabenheiten oder runden, weissen, rauen Erhaben-













1 3 5 7 9 11 13 15 17 19 21 23 25 27 29 31 33 35 37 39 41 43 45 47 49 51 53 55 57 59 61 63 65 67 69 71














Leichtgradige Veränderungen Mittelgradige Veränderungen
 
  
Abb. 4 : Anzahl Kälber mit leicht- und mittelgradigen Schleimhautveränderungen an den verschiedenen Tagen der Infekti-
onsphase 
39
Tab. 2: Leicht- und mittelgradige Schleimhautveränderungen bei neun Kälbern 
während der Infektionsphase (Tage 1 – 36) 
Tage nach Infektion 
Kalb 
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Tab. 2, Fortsetzung: Leicht- und mittelgradige Schleimhautveränderungen bei 
neun Kälbern während der Infektionsphase (Tage 37 – 72) 
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Leere Felder: keine Veränderungen 
Hellgraue Felder: leichtgradige Schleimhautveränderungen 
Dunkelgraue Felder: Mittelgradige Schleimhautveränderungen 
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Abb. 5: Verlauf der erosiven Veränderungen an der Maulschleimhaut beim 
Kalb 3 an den Tagen 17 (A), 22 (B), 29 (C), 38 (D), 45 (E) und 58 (F). Ent-





betroffenen Tiere zeigten Speicheln und oft waren gleichzeitig die Zahnfleisch-




Die Pansen- und Darmmotorik waren während der gesamten Untersuchungszeit 
bei allen Kälbern ungestört. Sowohl während der Akklimatisations- als auch 
während der Infektionsphase wiesen alle Kälber mindestens einmal Durchfall 
auf. Der Kot dieser Tiere war wässrig bis dünnbreiig. An den Tagen 10 und 14 
waren bei je 2 Kälbern Kotbeimengungen in Form von Schleim vorhanden.  
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Die Gesamtleukozytenkonzentration der Kälber lag zwischen 4.1 und 14.1 x 
103/μl (8.9 ± 2.2 x 103/μl; Abb. 6, Tab. 3). Sechs Kälber (Nr. 1, 3, 4, 6, 8, 9) 
wiesen am Tag 0 eine Leukozytose, d. h. eine Gesamtleukozytenkonzentration  
von über 8.8 x 103/μl Blut, auf. Während der gesamten Infektionsphase trat bei 
keinem Kalb eine Leukopenie auf.  
 
Tab. 3: Ergebnisse der hämatologischen Untersuchungen bei neun Kälbern im 
Verlauf der Infektionsphase  
 
Parameter 
Mittelwert ± Standardabweichung 
(Minimum – Maximum) 
Hämatokrit [%] 27.5 ± 3.6 (16 – 37) 
Hämoglobin [g/dl] 9.7 ± 1.2 (5.9 – 12.8) 
Erythrozyten [x 106/µl] 8.1 ± 1.2 (4.2 – 11.1) 
MCH [pg] 12.3 ± 1 (10 – 17) 
MCHC [g/dl] 35.5 ± 1.64 (31 – 41) 
Rotes  
Blutbild 
MCV [fl] 34.4 ± 3.1 (28 – 47) 
Gesamtleukozyten-kon-
zentration 8.9 ± 2.2 (3.7 – 14.1) 
Lymphozyten 66.6 ± 8.73 (26 – 91) 
Neutrophile Granulozyten 2.6 ± 1.3 (0.5 – 7.8) 
Eosinophile Granulozyten 0.15 ± 0.12 (0.03 – 0.6) 




Monozyten 0.3 ± 0.2 (0.3 – 1.4) 
 
6.2.2. Virusnachweis 
In den Blut- und Nasentupferproben konnte während der gesamten Untersu-
chungszeit keine pestivirale RNA nachgewiesen werden. Zusätzlich konnte in 
den Blutproben aller neun Kälber kein ovines Herpesvirus Typ 2 nachgewiesen 
werden. 
 
6.2.3. Antikörpernachweis mittels ELISA 
Bis zum Tag 28 der Infektionsphase waren in Bezug auf Pestiviren alle Kälber 
seronegativ. Zwischen den Tagen 36 und 72 kam es bei sechs von neun Kälbern 
zur Serokonversion (Abb. 7). Die Serokonversion trat an den Tagen 36 (Kalb 7), 
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46 (Kalb 8), 50 (Kälber 3 und 9), 58 (Kalb 2) und 62 (Kalb 1) der In-
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Abb. 7: Verlauf der OD-Werte bei neun Kälbern während der Infektionsphase 
von 72 Tagen. OD-Werte über 20 % werden als verdächtig (horizontale blaue 
Linie), solche über 30 % als positiv (horizontale rote Linie) beurteilt  
 
6.2.4. Serumneutralisationstest (SNT) 
Am Tag 0 wiesen die Kälber keine neutralisierenden Antikörper gegen das Bor-
der-Disease-Virus und das BVD-Virus auf. Vier Kälber (Nr. 3 bis 6) zeigten je-
doch eine geringgradige unspezifische Inhibition gegen das Border-Disease-Vi-
rus und drei Kälber (Nr. 3 bis 6) eine solche gegen das BVD-Virus (Tab. 4). Am 
Tag 72 (Tab. 4; Abb. 8) der Infektionsphase wiesen alle Kälber hohe neutrali-
sierende Antikörpertiter gegen das Border-Disease-Virus und sehr geringe Titer 







Tab. 4: Antikörpertiter (SNT) gegen BDV und BVDV der neun Kälber an den 
Tagen 0 und 72 der Infektionsphase 
Tag 0 Tag 72 
Kalb BDV BVDV BDV BVDV 
1 4.0 4.00 2280 29.3 
2 4.0 4.00 3440 90.5 
3 18.0 6.73 2640 82.3 
4 38.0 28.70 460 26.0 
5 26.0 20.60 1260 26.9 
6 7.1 4.00 1270 24.0 
7 4.0 4.00 2050 26.9 
8 4.0 4.00 2540 90.1 
9 4.0 4.00 2920 54.1 




















Abb. 8:  Antikörper-Titer (SNT) gegen BDV und BVDV der Kälber 1 bis 9 am 
Tag 72 der Infektionsphase           
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6.3. Beziehung zwischen der Serokonversion und den klinischen und häma-
tologischen Befunden  
Zwischen dem Datum der Serokonversion und den klinischen und hämatologi-




























Das Ziel der Untersuchung war es, abzuklären, ob das Border-Disease-Virus bei 
engem Kontakt von persistent mit dem Border-Disease-Virus infizierten Läm-
mern auf seronegative Kälber übertragen werden kann und ob diese serokonver-
tieren. Gleichzeitig sollte untersucht werden, ob es nach einer allfälligen In-
fektion zu klinisch abnormen Befunden und hämatologischen Veränderungen 
kommt. 
 
7.1. Klinische Befunde 
An den Tagen 5 und 6 der Infektionsphase fielen bei einem Kalb bzw. bei drei 
Kälbern eine reduzierte Fresslust auf. Da die Fresslust während der Akklimati-
sationsphase nie gestört war und bei akuten BVDV-Infektionen vorübergehend 
verminderte Fresslust beobachtet wurde (BROWNLIE, 1991), ist es möglich, 
dass dies mit einer vorhandenen Infektion zusammenhing.  
Während der Infektionsphase wiesen sechs Kälber rektale Temperaturen über 
39.5 ˚C auf. Fieber wurde bei Schafen von THABTI et al. (2002) drei bis sechs 
Tage nach Infektion mit dem Border-Disease-Virus beobachtet und von NETT-
LETON et al. (1998) als typisches Symptom der Virämiephase bezeichnet. Da 
aber zwei dieser Kälber auch während der Akklimatisationsphase schon rektale 
Temperaturen über 39.5 ˚C aufwiesen, ist der Temperaturanstieg mit Vorsicht zu 
interpretieren und könnte auch durch eine virale Infektion der Atemwege be-
dingt gewesen sein, dies umso mehr, als immer wieder Kälber mit Nasenaus-
fluss beobachtet wurden.  
An neun Tagen (Tag 26, 29, 30, 34, 35, 37, 38, 41, 42) der Infektionsphase 
konnten bei einem Kalb (Nr. 8) Klauenveränderungen in Form von Rötungen 
beobachtet werden. Weil solche Veränderungen in der Akklimatisationphase bei 
keinem Kalb beobachtet wurden und das Kalb 8 zu den Tieren gehört, bei denen 
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eine Serokonversion stattfand, ist es möglich, dass diese Veränderungen mit ei-
ner Infektion in Zusammenhang stehen.  
Am Ende der Akklimatisationsphase waren bei drei Kälbern leichtgradige Maul-
schleimhautveränderungen vorhanden, dabei handelte es sich ausschliesslich um 
geringgradige Verletzungen der Schleimhaut durch Umstellung von Milch auf 
Rauhfutter. Die zu einem späteren Zeitpunkt der Infektionsphase aufgetretenen 
Erosionen und Ulzerationen konnten auch am letzten Tag der Akklimatisations-
phase nicht beobachtet werden. Da sich das Pestivirus zuerst in der oronasalen 
Mukosa vermehrt (BROWNLIE, 1991) und die auffallenden Veränderungen erst 
in der Infektionsphase auftraten, ist zu vermuten, dass diese durch das Border-
Disease-Virus verursacht wurden. Auch die Ergebnisse von REICHERT (2009) 
sprechen für virusbedingte Schleimhautveränderungen, da nach einer künstli-
chen Infektion mit dem Border-Disease-Virus bei sechs von sieben Kälbern und 
bei vier von acht Schafen ähnliche Veränderungen der Maulschleimhaut beob-
achtet wurden. 
Aufgrund der klinischen Befunde konnte kein Rückschluss auf den genauen In-
fektionszeitpunkt gezogen kann. Dies könnte damit zusammenhängen, dass bei 
mit Border-Disease-Virus transient infizierten, gesunden Jungtieren und erwach-
senen Schafen bis anhin nur geringe oder keine Krankheitssymptome (NET-
TLETON et al., 1998; THABTI et al., 2002; BRAUN et al., 2004) beobachtet 
wurden. Jedoch ist ein genauer Rückschluss auf den genauen Infektions-
zeitpunkt aufgrund der vorhandenen Virusdosis und der Expositionsdauer 
ohnehin schwierig (PETERHANS, 2009, persönliche Mitteilung) 
 
7.2. Labordiagnostische Untersuchungen 
7.2.1. Hämatologische Befunde 
Im Verlauf der Infektionsphase kam es zu keinem Absinken der Leukozyten-
zahl, wie sie bei einer akuten BVD- (RADOSTITS und LITTLEJOHNS, 1988; 
CARLSSON et al., 1989; BOLIN und RIDPATH, 1995; ELLIS et al., 1998) und 
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BD-Erkrankung (NETTLETON et al., 1998, THABTI et al., 2002) auftreten 
kann. Bei natürlich mit BVDV infizierten Kälbern konnte eine signifikante Re-
duktion der Leukozytenkonzentration mit einer Lymphopenie 4 Tage nach der 
Infektion (TRAVEN et al., 1991) und bei experimentell infizierten Kälbern 7 bis 
8 Tage nach der Infektion beobachtet werden (ELLIS et al., 1998). Auch expe-
rimentell mit dem BVD-Virus infizierte Lämmer zeigten eine deutliche Leuko-
penie mit einer Lymphopenie (LAMONTAGNE et al., 1989). Leukozytenreak-
tionen sind bei Wiederkäuern allerdings selten spezifisch für spezielle Krank-
heitsbilder; sie geben aber eine gewisse Richtungstendenz an und sind unterstüt-
zend für die Diagnostik (WEISS und PERMAN, 1992). Bei Stress kann es zu 
einem Anstieg der Lymphozyten- und Monozytenkonzentrationen kommen 
(JACOBS et al., 1981). Die genaue Pathogenese der hämatologischen Verände-
rungen bei BVDV-Infektionen ist bisher nicht genau bekannt (TAYLOR, 2000). 
Bei sechs Parametern (Mittlere korpuskuläre Hämoglobinkonzentration, Lym-
phozytenzahl, Plasmaproteine, relative Zahl der segmentkernigen Neutrophilen 
und absolute und relative Zahl der Monozyten) konnten zwar im Verlauf der 
Untersuchungen signifikante Schwankungen aufgezeigt werden. Aber da im 
Rahmen der Betrachtung der hämatologischen Untersuchungsergebnisse keine 
typischen Hinweise auf eine erfolgreich stattgefundene, virale Infektion bestan-
den und weil anhand der hämatologischen Befunde kein Rückschluss auf den 
genauen Infektionszeitpunkt gezogen werden konnte, können die oben genann-
ten Parameter vernachlässigt werden. RADOSTITS und LITTLEJOHNS (1988) 
konnten bei akuten BVD-Infektionen auch unveränderte hämatologische Blut-
werte beobachten. GUNN (1993) begründete ausbleibende hämatologische Ver-
änderungen mit der Tatsache, dass bei immunkompetenten Tieren transiente In-
fektionen mit Pestiviren ohne hämatologische Symptome verlaufen können. 
Auch von REICHERT (2009) waren nach experimenteller Infektion von Käl-
bern mit Border-Disease-Virus keine hämatologischen Veränderungen be-
obachtet worden. 
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7.2.1. Nachweis von viraler RNA 
Es konnte weder in den Blut- noch in den Nasentupferproben virale RNA nach-
gewiesen werden. Über die Dauer einer Virämiephase bei Rindern nach Infek-
tion mit dem Border-Disease-Virus existieren keine Untersuchungen. Nach 
NETTLETON et al. (1998) trat die Virämiephase bei transient mit dem Border-
Disease-Virus infizierten Schafen 4 bis 11 Tage nach der Infektion auf. Die 
Dauer der Virämie lag nach experimenteller Infektion mit dem Border-Disease-
Virus bei Schafen zwischen 1 und 10 Tagen (GARCÍA-PÉREZ et al., 2008). Bei 
Pestiviren ist bekannt, dass die Virämiephase bei einer transienten Infektion 
meistens sehr kurz und schwach verläuft, so dass ein Nachweis praktisch un-
möglich ist (KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 2008). So konnte in einem In-
fektionsversuch von Kälbern mit dem Border-Disease-Virus in keinem Fall aus 
den Blutproben pestivirale RNA isoliert werden (KRAMETTER-FRÖTSCHER 
et al., 2008), obwohl alle Kälber serokonvertierten. In der vorliegenden Untersu-
chung kommt erschwerend dazu, dass die Infektion dem Zufall überlassen 
wurde und so der genaue Infektionszeitpunkt nicht bekannt war. Falsch negative 
Resultate können mit grosser Wahrscheinlichkeit ausgeschlossen werden, da die 
RT-PCR eine äusserst sensitive Untersuchungsmethode darstellt (WIL-
LOUGHBY et al., 2006; GARCÍA-PÉREZ et al., 2008). BOLIN und RIDPATH 
(1992) beschrieben unterschiedliche Virulenzen zweier BVDV-Isolate. Sie 
stellten nach experimenteller Infektion von Kälbern mit zwei unterschiedlichen 
BVD-Virusstämmen unterschiedlich hohe Virustiter im Blut fest. Eine zu ge-
ringe Infektiosität der in dieser Arbeit vorliegenden Viren kann ausgeschlossen 
werden, da während der Infektionsphase von 72 Tagen sechs der neun Kälber 
serokonvertierten und das CH-BD4-Virus von REICHERT (2009) sowohl in 
den Blut- als auch in den Nasentupferproben nachgewiesen wurde. Doch könn-
ten Infektionen mit dem Border-Disease-Virus unter natürlichen Bedingungen 
(KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 2008) zu einer zu geringen Virustiter im 
Blut führen und so einen Virusnachweis stark erschweren. NETTLETON et al. 
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(1992) beschrieben, wie bei einem 4-jährigen persistent infizierten Schaf die Vi-
rämie im Alter von drei bis vier Jahren abnahm und schliesslich mit 4 Jahren 
nicht mehr nachweisbar war. Da aber die beiden verwendeten, persistent mit 
dem Border-Disease-Virus infizierten Lämmer erst 1-jährig waren, scheint eine 
Abnahme der Virämie unwahrscheinlich. Es ist bekannt, dass persistent infi-
zierte Tiere in allen Körperexkreten und -sekreten infektiöses Virus ausscheiden 
(BARLOW et al., 1986; NETTLETON und ENTRICAN, 1995; MARS et al., 
1999), wobei der Nasenausfluss und der Speichel die potentesten Quellen dar-
stellen (NETTLETON und ENTRICAN, 1993). Bei akuten BVD-Infektionen ist 
bekannt, dass es zu kurzen Perioden der Virusstreuung kommen kann (BOLIN 
und RIDPATH, 1992). In der Dissertation von REICHERT (2009) wurde nach 
der Infektion mit einem Border-Disease-Virus (CH-BD4) bei einem Kalb, bei 
zwei Ziegen und einem Schaf einmalig pestivirale RNA in den Nasentupferpro-
ben nachgewiesen. Die exakte Zeitdauer einer Virusausscheidung über Nasen-
sekret wurde bisher nicht beschrieben. 
 
7.2.3. Antikörpernachweis 
Die Unterschiede der einzelnen Kälber in Bezug auf die Zeit bis zur Serokon-
version können mit einem unterschiedlichen Infektionsdruck bei Gruppenhal-
tung erklärt werden oder damit, dass einzelne Tiere für das Border-Disease-Vi-
rus nicht (BRAUN et al., 2004) beziehungsweise weniger empfänglich waren. 
THABTI et al. (2002) vermuteten eine gewisse Rassenempfindlichkeit in Bezug 
auf die Border-Disease-Erkrankung bei Schafen. Von den hier verwendeten 
neun Kälbern gehörten drei der Rasse Fleckvieh und zwei der Rasse Holstein 
Friesian an. Von diesen beiden Rassen haben alle Tiere serokonvertiert. Hinge-
gen hatte von den vier Braunviehkälbern nur eines serokonvertiert. Ein Zusam-
menhang von Rasse und Erkrankungsanfälligkeit wurde in anderen Studien 
nicht beobachtet (KRAMETTER-FRÖTSCHER et al., 2008; REICHERT, 
2009). Eventuell trug auch der Charakter der einzelnen Tiere dazu bei, dass die 
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schüchternen Kälber weniger den Kontakt zu den Schafen suchten. Es wurde 
nämlich beobachtet, dass sich die Fleckviehkälber häufiger in der Nähe der bei-
den Schafe aufhielten, während sich die Braunviehkälber meist am anderen 
Ende des Laufstalls befanden. Demzufolge hätten diese praktisch keinen direk-
ten Nasen-zu-Nasen-Kontakt gehabt und wären daher weniger mit dem Speichel 
und Nasenausfluss, den potentesten Virusquellen (NETTLETON und ENTRI-
CAN, 1995), der beiden Schafe in Kontakt gekommen. Eine fehlende Serokon-
version kann, analog wie von BOLIN und RIDPATH (1992) für unterschiedli-
che serologische Reaktionen in Abhängigkeit von der Virulenz von BVDV be-
schrieben, mit einer zu geringen Virulenz der ausgeschiedenen Border-Disease-
Viren erklärt werden. 
Üblicherweise wurde bei akuten BVDV-Infektionen innerhalb von 2 bis 3 Wo-
chen die Produktion von neutralisierenden Antikörpern beobachtet (BROWN-
LIE et al., 1987; MÖNNIG und PLAGEMANN, 1992; FREDRIKSEN et al., 
1999). Bei Infektionen von Schafen mit dem Border-Disease-Virus sind die An-
gaben sehr unterschiedlich. Eine Produktion von neutralisierenden Antikörpern 
fand nach 11 bis 14 Tagen (NETTLETON et al., 1998), 14 Tagen bis 10 Mona-
ten (BARLOW et al., 1980), 16 bis 21 Tagen (THABTI et al., 2002), 30 bis 40 
Tagen (GARCÍA-PÉREZ et al., 2008) und 60 bis 126 Tagen (BRAUN et al., 
2004) statt. Interessant war, dass bei einem Lamm nach 145 Tagen, nach er-
folgter Serokonversion, Border-Disease-Virus im Blut festgestellt werden 
konnte (BRAUN et al., 2004). Dies kam wahrscheinlich durch eine transiente 
Infektion zustande. Obwohl akut infizierte Kälber für kurze Zeit Virus 
ausscheiden können (BOLIN und RIDPATH, 1992), sind solche Tiere schlechte 
Überträger des Virus (NISKANEN et al., 2000). Daher kann eine 
Weiterverbreitung des Virus innerhalb der Kälbergruppe praktisch 
ausgeschlossen werden. Auffallend bei dieser Studie ist der zu Beginn langsame 
Anstieg des Antikörpertiters. Ähnliches wurde auch von BROWNLIE (1990) 
beschrieben. Nach akuten BVDV-Infektionen immunkompetenter Tiere wurden 
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langsame Antikörperreaktion von über 10 bis 12 Wochen beobachtet 
(BROWNLIE,  1990). Der langsame Antikörperanstieg könnte auch mit dem 
vor der Infektionsphase festgestellten, in Material und Methodik beschriebenen, 
intermittierenden Ausscheiden des infektiösen Virus aus dem Nasensekret des 
Schafs 1 in Zusammenhang stehen. Die von uns ermittelte Serokonversionsrate 
von 66.7 % (6 von 9 Kälbern) ist ähnlich wie die in Untersuchungen von per-
sistent mit dem BVD-Virus infizierten Kälbern. FULTON et al. (2005) zeigten, 
dass 83.2 % von 202 Tieren serokonvertierten, nachdem sie persistent mit dem 
BVD-Virus infizierten Kälbern exponiert waren. In einer Feldstudie war eine 
Rinderherde von 19 Tieren einem persistent mit dem BVD-Virus infizierten 
Kalb ausgesetzt, wonach 68.4 % der Tiere serokonvertierten (FULTON et al., 
2002). Bei Infektionen mit dem Border-Disease-Virus sind die Resultate sehr 
unterschiedlich. In einer Untersuchung mit 8 Lämmern, die mit einem persistent 
mit Border-Disease-Virus infizierten Lamm zusammmengehalten wurden, kam 
es bei 6 Tieren (75 %) zur Serokonversion (BRAUN et al., 2004). In der 
Dissertation von REICHERT (2009) wurden nach einer Infektionsphase von 70 
Tagen bei vier von sechs Ziegen und bei zwei von acht Schafen, jedoch bei kei-
nem Kalb, Antikörper nachgewiesen. KRAMETTER-FRÖTSCHER et al. 
(2008) hielten vier seronegative Kälber gemeinsam mit sechs pi-Schafen. Alle 
Kälber serokonvertierten. Nach intramuskulärer oder intrazerebraler Injektion 
von Ziegenlämmern kam es bei allen Tieren innerhalb von drei bis vier Wochen 
zur Serokonversion (LØKEN, 1990).  
 
7.2.4. Serumneutralisationstest 
Am Tag 0 wurden bei vier Kälbern (Nr. 3 bis 6) eine leichte Inhibition des 
BDV-Wachstums und bei drei Kälbern (Nr. 3 bis 5) eine ebenfalls schwache 
Wachstumshemmung des BVDV verzeichnet. Die gleichzeitige serologische 
Untersuchung der gleichen Proben mit dem ELISA ergab OD-Werte im negati-
ven Bereich. Das Gleiche wurde von REICHERT (2009) beobachtet. Die Be-
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funde sprechen für unspezifische Inhibitionen. Der Untersuchungszeitpunkt am 
Tag 0, vor Beginn der Infektionsphase, untermauert diese Annahme, zumal die 
Blutprobenentnahme vor jeglichem Kontakt zu virusauscheidenden Tieren statt-
gefunden hat. 
Am Tag 72 der Infektionsphase wurde das Wachstum des Border-Disease-Virus 
im Serum aller neun Kälber gehemmt. Gleichzeitig wurde auch das BVD-Virus 
am Wachstum gehindert. Die Titer gegen das Border-Disease-Virus waren 
jedoch fünfzigmal höher als diejenigen gegen das BVD-Virus. Dies zeigt, dass 
eine spezifische Inhibition durch BD-Antikörper vorlag. Die geringe Neutralisa-
tionspotenz gegen das BVD-Virus resultierte aus einer gewissen Kreuzneutrali-
sationspotenz innerhalb des Genus Pestivirus. Induzierte, spezifische Antikörper 
neutralisieren das Border-Disease-Virus bis zu hundertfach stärker als das BVD-
Virus (BECHER et al., 2003; REICHERT, 2009). Da sich im Serumsneutralisa-
tionstest eindeutig zeigte, dass die Antikörper gegen das Border-Disease-Virus 
und nicht gegen das BVD-Virus gerichtet waren, kann der Schluss gezogen 
werden, dass die neun Kälber eine Infektion mit dem Border-Disease-Virus 
durchgemacht haben müssen.  
 
7.3. Beziehung zwischen der Serokonversion und den klinischen und häma-
tologischen Befunden 
Trotz zahlreicher klinischer und hämatologischer Daten konnte kein Rück-
schluss auf den genauen Infektionszeitpunkt gezogen werden. Erschwerend 
kommt dazu, dass beim BVD-Virus in Abhängigkeit von der Virulenz des Virus 
eine Variabilität in der Manifestation klinischer und hämatologischer Symptome 
auftritt (BOLIN und RIDPATH, 1992; RIDPATH et al., 2007). Als Ursache für 
die Variabilität der Manifestation klinischer Symptome wurden Unterschiede in 
der Pathogenität von BDV-Stämmen sowie unterschiedliche Infektionsrouten 
aufgeführt (SAWYER, 1992). Von den Border-Disease-Viren, die von den bei-
den persistent infizierten Schafen ausgeschieden wurden, liegen bisher noch 
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keine (CH-BD3-Virus) bzw. erst wenige (CH-BD4-Virus; REICHERT, 2009) 
Erkenntnisse bezüglich ihres Infektionsverhaltens vor. Aufgrund der grossen 
Heterogenität der Border-Disease-Viren (Abb. 1) ist es somit möglich, dass 
diese Viren (CH-BD-3-Virus, CH-BD-4-Virus) eine zu geringe Virulenz auf-
wiesen, in einer zu geringen Dosis vorlagen oder die Expositionsdauer zu kurz 
war, um manifeste Befunde auslösen zu können.  
 
7.4. Schlussfolgerung 
Die Ergebnisse zeigen, dass Border-Disease-Virus-infizierte Schafe in Zukunft 
in der Schweiz durchaus ein Problem darstellen können, vor allem auch im Hin-
blick auf die BVD-Ausrottung. Bis heute ist zwar Border Disease beim Rind in 
der Schweiz noch nicht beschrieben worden; doch die Ergebnisse dieser Unter-
suchung wie auch Fallberichte (CRANWELL et al., 2007; KRAMETTER-
FRÖTSCHER et al., 2008) lassen darauf schliessen, dass mit dem Border-Di-
sease-Virus infizierte Lämmer, wie dies schon früher beschrieben wurde (BAR-
LOW et al., 1980), eine Quelle für die Infektion von Rindern darstellen können. 
Falls das BVDV-Eradikationsprogramm erfolgreich verlaufen wird, werden 
Rinderherden sowohl frei von BVD-Antigen als auch von BVD-Antikörpern 
sein. Solche Tiere weisen ein hohes Risiko für eine erneute Infektion auf, wenn 
sie in Kontakt mit Border-Disease-Virus infizierten Schafen kommen (KRA-
METTER-FRÖTSCHER, 2008). Zusätzlich stellen auch mit BVDV persistent-
infizierte Schafe eine mögliche Quelle für eine Pestivirusinfektion beim Rind 
dar, wie das ebenfalls schon beschrieben wurde (CARLSSON, 1991; CARLS-
SON und BELÁK, 1994; PATON et al., 1995). Dem BVD-Virus wird innerhalb 
der Schafpopulation sogar eine grössere epidemiologische Bedeutung zugemes-
sen als dem Border-Disease-Virus (SCHLEINER et al., 2006). Der hohe Anteil 
von Schafen und Schafherden mit Antikörperträgern in Beständen mit aus-
schliesslich Kontakt zu Artgenossen lässt allerdings den Schluss zu, dass ein 
vom Rind unabhängiges Infektionsgeschehen vorkommen muss (KRAMET-
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TER-FRÖTSCHER et al., 2006; SCHLEINER et al., 2006). Im Gegensatz zu 
BVD überleben die persistent mit dem Border-Disease-Virus infizierten Tiere 
viel seltener. Bei Schafen sind bis anhin nur pi-Tiere beschrieben worden, die 
ein maximales Alter von bis zu 5 Jahren erreicht haben (NETTLETON et al. 
1992; MARCO et al., 2008). Folglich scheint aus Sicht der genannten Autoren 
die Gefahr der Bildung von pi-Infektionsketten bei Schafen geringer zu sein als 
bei Rindern. Jedoch könnte aufgrund geringer klinischer Symptome eine höhere 
Prävalenz als angenommen vorliegen. 
Eine besondere Gefahr wurde auch darin gesehen, dass viele moderne Diagnos-
tikmethoden zu spezifisch sind, um bei den üblichen Routineuntersuchungen des 
Ausrottungsprogrammes neben dem BVD-Virus auch das Border-Disease-Virus 
erkennen zu können (CRANWELL et al., 2007). Diese Gefahr besteht allerdings 
in der Schweiz kaum, da Routinediagnostika (rRT-PCR, ELISA, Immunhisto-
chemie) auch das Border-Disease-Virus erkennen. Zusätzlich erschwerend bei 
der Diagnostik des Border-Disease-Virus bei Schafen kommt jedoch hinzu, dass 
einige Lämmer als persistent infizierte Tiere geboren werden können, ohne jeg-
liche klinische Symptome aufzuweisen (BONNIWELL et al., 1987).  
Für die Schweiz ist es von grosser Bedeutung, dass Schafe und Rinder oft ge-
meinsam gehalten werden und die Alpung während der Sommermonate ein zu-
sätzliches Infektionsrisiko darstellt. Bei BVD konnte während der Alpung ein 
deutlicher Anstieg der Seroprävalenz gegen das BVD-Virus bei Rindern von 63 
auf 80 % gezeigt werden (BRAUN et al., 1998). Beim Schaf führt die her-
kömmliche Alpung zu einer massiven Verbreitung von Pestiviren (KRAMET-
TER-FRÖTSCHER et al., 2007). So stieg die Seroprävalenz gegen das Border-
Disease-Virus von 67.6 auf 83 %. Es sollte deshalb auch die Tatsache beachtet 
werden, dass die für die Eradikation verwendeten Diagnostika nicht zwischen 
BVD- und BDV-Antikörpern unterscheiden können. Somit kann sich ein Prob-
lem ergeben, wenn zum Beispiel nach einer Alpung Rinder wegen persistent mit 
dem Border-Disease-Virus infizierten Schafen serokonvertieren. Denn in der 
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Überwachungsphase wird bei Betrieben mit Antikörper positiven Rindern die 
Anwesenheit eines persistent infizierten Rindes erwartet. Die Möglichkeit einer 
Infektion mit pi-Schafen sollte deshalb bei einer Serokonversion unbekannter 
Ursache oder bei in einem Betrieb stets hochbleibendem Antikörpertiter unbe-
dingt in Betracht gezogen werden. 
Zusätzlich sollte auch der Bedeutung der Wildwiederkäuer auf den gemeinsa-
men Weiden während der Alpung eine besondere Beachtung geschenkt werden. 
KRAMETTER et al. (2004) konnten zwar nur eine geringe Prävalenz von Anti-
körperträgern gegen Pestiviren bei den Wildwiederkäuern eruieren, trotzdem  
wird immer wieder von Virusisolationen bei Hirschen und anderen Wildwieder-
käuern berichtet (NETTLETON, 1990; BECHER et al., 2003; VILČEK und 
NETTLETON, 2006). Obwohl die Übertragung von Pestiviren von domesti-
zierten zu wildlebenden Wiederkäuern problematischer zu sein scheint als in 
umgekehrter Richtung (BECHER et al., 1997), kann nicht vollständig ausge-
schlossen werden, dass diese keine Infektionsquelle für domestizierte Wieder-
käuer darstellen.  
Weitere Untersuchungen zu den erwähnten Problemen und Risiken sind in Zu-
kunft sicherlich angezeigt, um kosten- und zeitintensive Rückschläge in der 
Ausrottung des BVD-Virus möglichst zu vermeiden. Deshalb und auch zum 
Schutz des aufwändigen Eradikationsprogrammes sind weitere Untersuchungen 
angezeigt, insbesondere darüber, ob das Border-Disease-Virus auch unter Feld-
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